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1.  Zusammenfassung 
Zur Diagnostik der C. difficile Infektion im mikrobiologischen Labor, werden in Deutschland 

flächendeckend Stuhlproben verwendet. Jedoch kann es unter Umständen schwierig sein, 

eine adäquate Stuhlprobe zu erhalten, denn manche Patienten können die Stuhlprobe nicht 

zur gewünschten Zeit abgeben oder der Patient kann überhaupt keinen Stuhl absetzen, im 

Falle eines Darmverschlusses. Zudem stellt das Sammeln einer Stuhlprobe eine gewisse 

Unannehmlichkeit für den Patienten, aber auch für das Krankenhauspersonal dar. 

Infolgedessen kommt es häufig zu Verspätungen bei der Abgabe einer Stuhlprobe [1, 2]. Für 

Studien ist der Gebrauch von Rektalabstrichen für das Sammeln, den Transport und zur 

Lagerung der Kotproben zur Diagnostik von C. difficile bereits üblich [3, 4]. Der Hauptgrund 

für die eingeschränkte Nutzung des Rektalabstriches in der Routinediagnostik ist, die sehr 

geringe Menge an Stuhl, die man mit einem Abstrich erhält. Mit dieser kleinen Menge ist es 

nicht möglich alle Tests im Labor durchzuführen, um eine CDI leitliniengerecht nachzuweisen. 

Seit der Einführung von Abstrichtupfersystemen mit flüssigem Transportmedium (Liquid-based 

microbiology [LBM]) besteht zumindest in der Theorie die Möglichkeit aus einem Abstrich 

mehrere Untersuchungen durchführen zu können. Das Ziel der vorliegenden Doktorarbeit war 

es, diese Art der Rektalabstriche mit flüssigem Transportmedium als Alternative zu 

Stuhlproben für den Nachweis von CDI im Labor zu evaluieren. Dazu wurde der Nachweis von 

C. difficile in 30 Stuhlproben mit dem Nachweis in je 30 Abstrichen mit flüssigem 

Transportmedium für vier verschiedene Labor-Analysen (PCR, GLDH und Toxin A/B Nachweis 

und Anlage einer toxigenen Kultur) verglichen.  

Zusätzlich wurde der Einfluss der Lagerung der Abstriche bei -80°C für bis zu drei Monate auf 

die Testergebnisse untersucht. Bei Verwendung von Rektalabstrichen mit flüssigem 

Transportmedium war die Nachweisrate von C. difficile mittels PCR signifikant niedriger im 

Vergleich zur Nachweisrate aus Stuhlproben (25/30 [83.2%] vs 30/30 [100%]; p = 0.019). Eine 

Ursache könnte der Effekt der Verdünnung des Rektalabstriches in den 2 ml Transportmedium 

sein. Diese These lässt sich durch die signifikant höheren CT-Werte in den Rektalabstrichen 

stützen (Mittelwert CTAbstriche, 28.4 ± 3.6, versus Mittelwert CTStuhl, 25.2 ± 2.8; p = 0.004).  Die 

Sensitivitäten für den Nachweis von C. difficile aus Rektalabstrichen mit 

Flüssigtransportmedium mittels PCR, toxigener Kultur, GDH Test und Toxin A/B ELISA war 

respektive 83.3%, 85.7%, 88% und 68.9%. Die Lagerung der Abstriche bei -80°C hatte keinen 

Einfluss auf die Nachweisrate.  

Es kann aufgrund der Ergebnisse dieser Studie nicht empfohlen werden für die zweistufige 

Labordiagnose einer CDI Rektalabstriche mit Flüssigtransportmedium zu verwenden, da die 

Sensitivitäten (insbesondere für die Screeningtests PCR und GDH) zu niedrig sind.  
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2. Einleitung 
Clostridioides difficile ist der wichtigste Erreger nosokomialer und Antibiotika-assoziierter 

Diarröh [5-7]. Aber auch bei Patienten ohne Risikofaktoren und ohne Krankenhausaufenthalt 

kann C. difficile verantwortlich sein für Durchfallerkrankungen und assoziierte Komplikationen 

(ambulant erworbene Clostridioides difficile-Infektion [CDI]) [8, 9]. Die klinischen 

Manifestationen einer C. difficile Aufnahme des Menschen reichen von einer völlig 

asymptomatischen Besiedlung, über schwere Diarrhoen, bis hin zu dem lebensbedrohlichen 

Bild eines toxischen Megakolon mit Darmperforation, Sepsis und Tod. Das Auftreten von 

Rezidiven ist häufig (15% - 20%), geht mit einer enormen Einschränkung der Lebensqualität 

der betroffenen Patienten einher und stellt eine besondere Herausforderung an die Therapie 

dar [10]. Infektionen mit C. difficile sind insbesondere assoziiert mit der Einnahme von 

Antibiotika, welche die natürliche Darmflora des Patienten stören und somit eine Ausbreitung 

von C. difficile im Darm begünstigen [11]. In den letzten zwei Dekaden sind Häufungen von 

CDI Fällen und eine erhöhte Morbidität der CDI-Verläufe zu verzeichnen [6, 7]. Für das 

Management, die Infektionskontrolle und die Therapie der Erkrankung ist eine schnelle und 

sichere Diagnose der CDI unerlässlich. Die mikrobiologische Diagnose der CDI erfolgt in 

Europa fast ausschließlich durch den Nachweis von C. difficile aus der Stuhlprobe, was den 

Richtlinien der European Society of Clinical Microbiology and Infectious Diseases (ESCMID) 

entspricht [12].  

Für Kontrollstudien zur Infektion und zur Überwachung (z.B. zur Erkennung von 

asymptomatischen C. difficile Trägern) ist der Gebrauch von Rektalabstrichen für das 

Sammeln, den Transport und zur Lagerung der Kotproben üblich [3, 4]. 

In Europa basiert entsprechend der Leitlinien der Nachweis von C. difficile im Labor aus 

klinischen Proben von symptomatischen Patienten auf einem zweistufigen Testsystem, 

welches aus einer Kombination von höchst sensitiven und höchst spezifischen Tests besteht. 

Zum Screening wird dabei zum einen die Polymerase-Kettenreaktion (PCR) oder ein 

Glutamatdehydrogenase (GLDH) Antigen Test verwendet. Zur Bestätigung eines positiven 

Screeningtests wird zusätzlich der Toxin A/B Enzyme-linked Immunosorbent Assay (ELISA) 

durchgeführt, was den Richtlinien der ESCMID entspricht [12, 13]. Für ein solches 

Stufenschema wird eine gewisse Menge an Stuhl benötigt.  

Bei der neuen Generation von Abstrichtupfersystemen mit flüssigem Transportmedium, wird 

das gesamte am Abstrich gesammelte Stuhlmaterial herausgelöst und in dem 

Transportmedium gelöst. Zudem wurde das Material an der Spitze des Abstriches verändert, 

was zu einer enormen Verbesserung der Regeneration und Lebensfähigkeit einiger 

Mikroorganismen geführt hat[14-17]. Dieses mit der Stuhlprobe angereicherte Medium kann 

dann in verschiedene Aliquots aufgeteilt werden. Dadurch liegen die Voraussetzungen für eine 
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zweistufige Labordiagnose der CDI aus Rektalabstrichen vor. Der Nachweis von C. difficile 

durch alle in den Leitlinien empfohlenen Tests (PCR, kombinierter GLDH und Toxin A/B ELISA, 

und Anlage einer toxigenen Kultur) von nur einem Abstrich mit flüssigem Transportmedium 

wurde bisher noch nicht systematisch untersucht und für den Nachweis von C. difficile sind 

zurzeit alle Untersuchungen validiert für ungeformte Stuhlproben [13].  

 

2.1 Clostridioides difficile 
Clostridioides difficile ist ein grampositives obligat anaerobes Bakterium, welches 

verantwortlich ist für milde bis hin zu lebensbedrohlichen Durchfallerkrankungen und Kolitiden. 

Es kommt in Stäbchenform vor und hat die Fähigkeit Sporen zu bilden, dadurch kann es auf 

Flächen extrem lange überleben. Es wurde erstmals im Jahr 1935 aus der gesunden Darmflora 

von Säuglingen isoliert und damals unter dem Namen Bacillus difficilis geführt, da das 

Bakterium schwer zu isolieren und zu kultivieren war [18]. Nach 1970 war eine detaillierte 

Charakterisierung des Bakteriums möglich und es erhielt den Namen Clostridium difficile [19, 

20]). Im August 2016 wurde Clostridium difficile umbenannt in Clostridioides difficile [21]. 

C. difficile kann im Darmtrakt von Menschen und Tieren, sowie ubiquitär in der Umwelt z.B. im 

Boden oder in Flüssen und Seen, vorkommen. C. difficile findet sich bei bis zu 50% der 

Säuglinge im Darm [18].  

Bei gesunden Erwachsenen findet sich C. difficile bei bis zu 5% der Personen im Darm. Nach 

Aufnahme in ein Krankenhaus kommt es relativ schnell zu einem Anstieg der Besiedlung auf 

über 20%. Dies manifestiert sich allerdings nur bei ca. 1,3% klinisch, der überwiegende Anteil 

der Patienten bleibt asymptomatisch [22]. Heute ist bekannt, dass C. difficile einer der 

häufigsten nosokomialen Erreger ist. Er verursacht ca. 15–20% der Antibiotika-assoziierten 

Diarrhöe und mehr als 95% der Fälle von pseudomembranöser Kolitis [23]. Von 100 

antibiotisch behandelten Patienten rechnet man mit einer CDI. Die CDI kommt deutlich 

seltener außerhalb der Krankenhäuser vor, wobei die ambulant erworbene CDI in den letzten 

Jahren deutlich an Relevanz gewonnen hat und mittlerweile auch im ambulanten Sektor ein 

ernstzunehmendes Problem darstellt [24].  

 

2.2 Infektionsweg 
C. difficile kann von symptomatischen als auch von asymptomatischen Patienten an die 

Umwelt abgegeben werden. Wobei symptomatische Patienten deutlich größere Mengen von 

Bakterien und Sporen mit ihrem flüssigen Stuhl ausscheiden. Der Übertragungsweg ist dabei 

fäkal-oral. Gelangt das Bakterium als Zelle in die Umwelt überlebt es nur wenige Minuten 
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außerhalb des Organismus. Als Sporen dagegen, hat es eine extrem lange 

Überlebensfähigkeit auf Flächen, von bis zu fünf Monaten und kann direkt z.B. beim Kontakt 

mit dem Erkrankten oder den kontaminierten Händen des Pflegepersonals oder indirekt z.B. 

beim Kontakt mit kontaminierten Oberflächen der Umgebung des infizierten Patienten auf 

andere Personen übertragen werden. Die Sporen sind zudem resistent gegenüber den 

meisten Desinfektionsmitteln in Krankenhäusern und gegenüber vielen anderen 

Dekontaminationstechniken [25]. Aus diesem Grund müssen die hygienischen Maßnahmen in 

Patientenzimmern von C. difficile Trägern angepasst werden [25]. 

 

2.3 Risikofaktoren 
40-60% der CDI sind assoziiert mit einer Antibiotikatherapie. Dies stellt das Hauptrisiko dar, 

an einer CDI zu erkranken [26, 27]. Zu unterscheiden sind hier Antibiotika mit hoher kolitogener 

Potenz, die sogenannten „4C“ Antibiotika (Clindamycin, Cephalosporine, Chinolone, 

Amoxicillin-Clavulansäure) und Antibiotika mit niedriger kolitogener Potenz, wie z.B. das 

Antibiotikum mit dem Wirkstoff Tetracyclin. Ein weiteres Risiko tragen Menschen älter als 65 

Jahre, Hospitalisierung im Zeitraum der vergangenen drei Monate [27], Komorbiditäten und 

ein Aufenthalt im Alters- und Pflegeheim [28]. Ein erhöhtes Risiko an einer CDI zu erkranken 

besteht zudem bei der Einnahme von Präparaten mit Protonenpumpen-Inhibitoren [29], bei 

Patienten mit Immunsuppression und bei Patienten mit einer chronisch-entzündlichen 

Darmerkrankung [11, 30]. 

 

2.4 Therapie 
Sobald eine CDI diagnostiziert wurde, ist eine sofortige angemessene Infektionskontrolle nötig, 

um das Ausbreiten des Keimes im Krankenhaus zu verhindern. Um die Richtlinien für eine 

Behandlung zu verbessern gibt es Behandlungsempfehlungen für bestimmte CDI 

Patientengruppen (anfängliche CDI: minderschwere Erkrankung; schwere CDI; erstes Rezidiv 

oder eine rezidivierende CDI; mehrfach rezidivierende CDI; Behandlung einer CDI, wenn die 

orale Gabe von Medikamenten nicht möglich ist) [12]. 

Die möglichen Behandlungsmethoden sind zum einen die Antibiotikatherapie und die 

Behandlung mit Resinen und Polymeren, die sich an die Toxine binden. Zum anderen die 

Immuntherapie, die Therapie mit probiotischen Medikamenten und die Stuhltransplantation 

[12].  

Im Falle einer minderschweren CDI Erkrankung, die mit keinen Anzeichen einer schweren 

Kolitis einhergeht und klar entstanden ist aufgrund der Gabe eines Antibiotikums kann die 
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Therapie aus dem Absetzen des Antibiotikums bestehen, die die CDI Erkrankung 

hervorgerufen hat.  

Die Standardantibiotika, um eine CDI zu behandeln waren bis vor Kurzem Metronidazol und 

Vancomycin. Metronidazol wird als orales Antibiotikum zur Behandlung einer anfänglichen 

CDI, die mild oder moderat verläuft empfohlen. Es wird gut vom Gastrointestinaltrakt 

aufgenommen und der Patient zeigt häufig eine schnelle klinische Besserung. Zudem ist es 

ein günstiges Medikament.  

Vancomycin dagegen wird schlecht aus dem Gastrointestinaltrakt aufgenommen. Somit ist 

aber die Konzentration des Medikamentes im Darm hoch, was sich positiv auf die Suppression 

des Bakteriums auswirkt und zu einem noch schnelleren Abklingen der Diarrhö führt. Ein 

weiteres Antibiotikum, dass zur Behandlung einer CDI eingesetzt wird ist Fidaxomicin. 

Fidaxomicin wird nur minimal aus dem Darm absorbiert, jedoch besteht bei diesem 

Medikament das Risiko eine Hypersensitivität zu entwickeln.  

Da Vancomycin und Fidaxomycin, insbesondere bei der Verhinderung von Rezidiven, der 

Gabe von Metronidazol deutlich überlegen sind, wurde Metronidazol kürzlich aus den 

internationalen Empfehlungen zur Therapie der CDI gestrichen [31, 32]. 

Die Belege genügen nicht um die Gabe von Resinen/Polymeren und probiotischen 

Medikamenten zu unterstützen [12]. Jedoch gibt es in der Immuntherapie einen neuen 

Antikörper, der vor Rückfällen schützt. Bezlotoxumab nennt sich der humane Antikörper, der 

durch eine passive Immunisierung des Toxin B eine Rekurrenz einer CDI verhindert. Laut 

Lübbert et al. erleiden durchschnittlich 30% der Patienten nach einer Behandlung mit 

Metronidazol oder Vancomycin einen Rückfall [33]. Diese Rückfälle nehmen meist einen 

schwierigeren Verlauf und enden häufig tödlich. Durch die Kombination eines Antibiotikums 

und des Antikörpers Bezlotoxumab, ist ein abtöten der Bakterien sowie eine Inaktivierung des 

Toxins möglich. Der Antikörper leitet eine passive Immunisierung des Körpers gegen das 

Toxin B ein, das aus persistierenden C. difficile Sporen im Darm besteht [34].  

Patienten mit einer fulminanten CDI, bei der die medikamentöse Therapie nicht anschlägt, mit 

einer Peritonitis, einem toxischen Megakolon oder einer Darmperforation müssen sich einer 

Kolektomie unterziehen.  

Für mehrfach rezidivierende CDI Fälle, bei der der Patient auf kein Antibiotikum reagiert, wurde 

die Stuhltransplantation in Kombination mit der Gabe eines oralen Antibiotikums als Standard 

etabliert [12, 35]. 
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2.5 Epidemiologie 
Nach Lubbert sind etwa 3 bis 7% der gesunden Erwachsenen Träger von C. difficile. Bei 

Krankenhausaufenthalt steigt dieser Prozentsatz auf 16 bis 35 % an [11]. 

Die Letalität der CDI beträgt bei einer leichten Erkrankung 1 bis 2%. Jedoch steigt dieser 

Prozentsatz bei einer schweren Form auf 6 bis 30% an. In Europa werden die Kosten für das 

Gesundheitswesen durch CDI auf 3 Milliarden Euro pro Jahr geschätzt [36]. 

Weltweit erkranken immer mehr Menschen an einer CDI. In Deutschland ist ein Anstieg der 

besonders schweren Form der CDI zu verzeichnen, die Pseudomembranöse Kolitis mit 

toxischem Megakolon, Darmperforationen und Ileus. Zudem verbreitet sich der hochvirulente 

Epidemiestamm Ribotyp 027 immer weiter aus [11]. 

 

2.6 Toxine als Virulenzfaktoren 
Die Pathogenität von C. difficile ist hauptsächlich auf zwei Exotoxine zurück zu führen: Toxin 

A, ein Enterotoxin und Toxin B, ein Zytotoxin. Diese beiden Toxine zerstören das Zytoskelett 

und die Tight Junctions von Targetzellen, was letztendlich zum Tod der Zelle führt [37, 38]. 

Das Bakterium an sich ist also nicht der Auslöser der Krankheit, sondern seine Toxine. Das 

Vorhandensein der Toxine ist maßgeblich an der schwere des Verlaufs der Erkrankung 

beteiligt. Einige Stämme von C. difficile produzieren zusätzlich ein binäres Toxin, die 

sogenannte C. difficile Transferase (CDT) welche stark dem binären Toxin des Bakteriums 

Clostridioides perfringens ähnelt.  

Die C. difficile Erregerstämme zeigen große genetische Vielfalt und können in eine Vielzahl 

von Toxin Typen unterteilt werden.  

Die Toxine Toxin A und Toxin B werden durch die Gene tcdA und tcdB erzeugt, welche auf 

dem Pathogenitätslokus (PaLoc) liegen. Der PaLoc ist eine DNA Sequenz auf der sich 3 

weitere Gene befinden: Das erste Gen, tcdD ist wichtig für die tcdA und tcdB Genexpression. 

Das zweite Gen, tcdE wird benötigt, um die Toxine in den extrazellulären Raum zu entlassen. 

Das dritte Gen, tcdC ist zuständig für die negative Regulation [37]. 



14 
 

 

Abb.1: Die wesentlichen Gene auf dem Pathogenitätslocus (PaLoc) von C. difficile und 
ihre Verbindung zu den Genen des Binären Toxins. Quelle: [37].  

Die Gene tcdA und tcdB kodieren jeweils die Toxine A und B, während tcdD den positiven 

Regulator für die Produktion der Toxine A und B kodiert. Das Gen tcdE kodiert ein Protein was 

am Freisetzen der Toxine aus der Zelle beteiligt sein könnte. Das Gen tcdC ist der 

Negativregulator der Toxinproduktion. Die Gene cdtA und cdtB liegen nicht auf dem PaLoc. 

Sie kodieren Bestandteile für das binäre Toxin. B1 und A3 kennzeichnen die relative Größe 

und den Ort der Genfragmente nach der PCR für die Toxintypisierung [37]. 

Der PaLoc kann an nicht-pathogene Stämme übertragen werden und kann sich so vermehren. 

Er ist immer an der gleichen Stelle in allen toxigenen Stämmen von C. difficile zu finden. Die 

Expression von tcdA und tcdB ist von den äußeren Konditionen abhängig, wie zum Beispiel, 

das Vorhandensein spezieller Nährstoffe oder Temperaturschwankungen [39]. 
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2.7 Pathomechanismus 

2.7.1. Pathomechanismus auf der Ebene des gesamten Organismus 
Der Pathomechanismus der nosokomial erworbenen CDI kann auf drei Ereignisse, welche in 

der Abbildung 2 beschrieben werden, zurückgeführt werden. 

 

Abb.2: Pathomechanismus Model für die nosokomial erworbene CDI. Es sind 
mindestens drei Events wesentlich für die C. difficile Pathogenese. (Ereignis 1) Durch 
die Einnahme von Antibiotika wird der Patient infektionsanfällig. (Ereignis 2) Dadurch 
kann er nichttoxische (nicht-pathogene) oder toxische Stämme von C. difficile 
erwerben. Nach dem Erwerb toxigener Stämme kann eine asymptomatische 
Kolonisation oder eine CDI entstehen welches von einem oder mehrerer Events 
abhängig ist. (Ereignis 3) Darunter fällt unter anderem, die inadäquate Wirts 
anamnestische IgG Antwort auf das C. difficile Toxin A (modifiziert nach Harrison – 
Innere Medizin, 19., überarbeitete Auflage [40])  
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2.7.2. Pathomechanismus auf der Ebene der Zelle 
Die Toxinaufnahme in die Wirtszelle kann in sieben Schritte unterteilt werden, welche in der 

Abbildung 3 beschrieben werden.  

 

 

 

Abb.3.: Die sieben Schritte der Toxinaufnahme in die Wirtszelle: (1) Toxine binden an 
die Oberflächenrezeptoren der Wirtszelle; (2) Toxine gelangen durch Endozytose in das 
Innere der Wirtszelle; (3) Azidifikation des Endosoms; (4) Endosom wird porös, (5) GTD 
gelangt aus dem Endosom in das Zytoplasma der Wirtszelle, (6) Rho GTPase wird 
inaktiviert; (7) der sogenannte „downstream effect“ tritt ein. Dieser Effekt führt zur 
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Zellschädigung wie unter anderem die Zerstörung des Zytoskeletts, Verlust der 
Zellkontakte durch Zerstörung der Tight Junctions, Aktivierung des 
Endzündungsprozesses oder letztendlich zum Zelltod. GTD: N-terminal 
glucosyltransferase domain (rot); CPD: cysteine protease domain (grün); DD: delivery 
domain  (gelb) Quelle: Di Bella, Ascenzi et al. 2016 [39]  

 

2.8 Diagnostik der CDI 
Eine korrekte Diagnose der CDI ist wesentlich für die Behandlung der Patienten. Sie basiert 

auf einer Kombination von Symptomen und Signalen, mikrobiologisch gesichert durch den 

Nachweis von C. difficile im Stuhl der Patienten oder durch koloskopische und 

histopathologische Befunde, die eine pseudomembranöse Kolitis erkennen lassen [13].  

Die richtige Diagnose einer CDI stellt eine wesentliche Anforderung im klinischen Alltag dar, 

denn es muss zuverlässig zwischen einer Infektion und einer Kolonisation unterschieden 

werden. Molekulare Tests (wie z.B. der Nukleinsäure-Amplifikationstest [NAAT] wie z.B. die 

PCR) welche nicht zwischen Kolonisation und Infektion unterscheiden sind die am meisten 

benutzten Tests, um eine CDI festzustellen. Durch das alleinige Benutzen eines NAATs, geht 

aber die Gefahr einer falschen Diagnose aus und Patienten, deren Darm lediglich mit C. 

difficile kolonisiert ist, können so falsch mit einer CDI diagnostiziert werden. Dies trifft speziell 

bei Patienten mit einem verringerten Risiko für eine CDI zu [31]. Folglich ist die Zielgruppe, 

welche auf eine CDI getestet werden sollten, Patienten, die ohne Grund und plötzlich mehr als 

drei Durchfälle innerhalb von 24 Stunden haben [41].  

Im Jahr 2016 gab es eine Aktualisierung der Leitlinien der ESCMID mit neuen Empfehlungen 

zur Diagnostik von Clostridioides difficile [13] . In den Leitlinien wird von der Benutzung von 

einem alleinigen Test abgeraten, da der positive Vorhersagewert zu unsicher ist. Es wird ein 

2-Stufen-Algorithmus empfohlen. Die Tests werden mit einem GLDH ELISA oder einem NAAT 

(PCR) begonnen. Patientenproben, die sich als negativ in diesem ersten Test herausstellen 

können auch als negativ befundet werden und die Probe muss keine weiteren Tests 

durchlaufen. Proben, bei denen das erste Testergebnis positiv ausfällt, müssten weiter mit 

einem Toxin A/B ELISA getestet werden. Um gleichzeitig auf GLDH und Toxin A/B zu testen 

steht zum Beispiel der C. DIFF QUIK CHEK COMPLETE von Alere zur Verfügung.  

Die internationalen Leitlinien zur Diagnose einer CDI gelten als Grundlage für den schnellen 

und evidenzbasierten Nachweis einer toxigenen CDI aus ungeformten Stuhlproben. 

Empfohlen werden mehrstufige Diagnosealgorithmen - eine Kombination aus einem sensitiven 

Suchtest für das Bakterium C. difficile und einem Test der die toxigene Infektion bestätigt 

(Tabelle 1).  
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Diagnoseverfahren Indikation 

Glutamat-Dehydrogenase (DGH) EIA 

(TAT  2 Stunden) 

Initialer Suchtest mit hoher Sensitivität und hohem 

negativen prädiktiven Wert; GDH positive Proben müssen 

einen Bestätigungstest für die toxigene Infektion 

unterlaufen. 

Toxin-A- und -B-EIA  

(TAT  2 Stunden) 

Bestätigungstest für die toxigene Infektion bei GDH-

positiven (2-Schritt-Algorithmus); Gute Korrelation mit 

schweren Infektionen bei nur eingeschränkter Sensitivität; 

Bei negativen Toxin-Nachweis wird eine NAAT empfohlen 

(3-Schritt-Algorithmus). 

Zellkultur Zytotoxizitätstest,  

„cytotoxin neutralisation assay“ 

(CTNA)  

(TAT  24 Stunden) 

Referenztest für den Nachweis von Toxinen im Stuhl; für die 

Routinediagnostik wird der CTNA aber aufgrund der 

längeren TAT und der geringeren Standardisier- und 

Automatisierbarkeit kaum eingesetzt. 

NAAT der Toxin-Gene 

(TAT  4 Stunden) 

Bestätigungstest für die toxigenen Infektion. Als Suchtest 

wird NAAT (z.B. PCR) nicht empfohlen, da auch vermehrt 

asymptomatische C. -difficile-Träger detektiert werden, die 

nicht behandelt und isoliert werden müssen. 

Anaerobe toxigene Kultur 

(TAT  72 Stunden) 

Diagnostischer Goldstandart als Bestätigungstest für die 

toxigene Infektion; Eingeschränkte Bedeutung für die 

Frühdiagnostik der CDI aufgrund der langen TAT; Die Kultur 

ist Voraussetzung für die Ribotypisierung und die 

Antibiotika-Resistenztestung bei kritisch kranken Patienten 

und bei Ausbrüchen. 

 

Tab.1: Diagnostische mikrobiologische Untersuchungen auf C. difficile und ihre 

Wertigkeit nach Lübbert et al. [11]. TAT, „turn-around-time“ (Befundlaufzeit); EIA, 
Enzym-Immunoassay; NAAT, Nukleinsäure-Amplifikationstest (z.B. PCR) 

Die Leitlinie gibt allerdings vor, keine asymptomatischen Patienten zu untersuchen und auf 

wiederholte Stuhluntersuchungen zu verzichten. Aufgrund der kurzen Befundlaufzeit, haben 

die Antigen-Schnelltests und die NAATs (Zweck des Nachweises des Genotyps des 

Bakteriums) besondere Bedeutung für die Routinediagnostik. Der Goldstandard der CDI 

Diagnostik ist allerdings die toxigene Kultur. Hier wird eine anaerobe Kultur auf Spezialmedien 

gezüchtet und kontrolliert mit dem Nachweis der Toxine im Kulturbestand. Die toxigene Kultur 
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ist Voraussetzung für weitere spezielle Untersuchungen, wie die Ribotypisierung und die 

Antibiotikaresistenztestung. Angesichts der langen Befundlaufzeit hat jedoch die Anlage einer 

Kultur wenig Bedeutung für die Akutdiagnostik (TAT > 72 Stunden) [11]. 
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3. Material und Methoden 

3.1 Studiendesign 
Die für diese Experimente verwendeten Stuhlproben, wurden an das Institut für medizinische 

Mikrobiologie der Universität zu Köln, für eine routinemäßige CDI Testung, zwischen Juni und 

August 2016 gesendet. Die 30 verwendeten Stuhlproben wurden im Rahmen der 

Routinediagnostik mittels PCR gescreent (GeneXpert, Cepheid). Alle eingeschlossenen 30 

Proben wurden in diesem Screening als C. difficile positiv getestet. Konnten die Stuhlproben, 

in der Routine nicht direkt nach Probeneingang getestet werden, wurden sie gekühlt gelagert 

und innerhalb von 24 Stunden getestet. 

Diese 30 C. difficile positiven Stuhlproben wurden zur Simulation von Rektalabstrichen für 

diese Studie verwendet. Als Abstrichtupfersystem wurden COPAN FecalSwabTM (Copan 

Italia, Brescia, Italy) verwendet. 

Je drei FecalSwabs (FS) wurden in jede der 30 unabhängigen C. difficile positive Stuhlproben 

von stationären Patienten des Universitätskrankenhauses in Köln getaucht, um einen 

Rektalabstrich zu simulieren. Alle Abstriche wurden von mir (Eva Kirpal) durchgeführt. Es 

wurde darauf geachtet, alle Abstriche gleich zu behandeln. Bei Herausziehen, aus der 

Stuhlprobe, wurde der Stuhl gleichmäßig an der Gefäßwand abgestrichen. Die FS wurden im 

Verlauf zu drei unterschiedlichen Zeitpunkten getestet (zwischen den Testzeitpunkten wurden 

die Abstriche bei -80°C eingefroren gelagert) (vgl. Abb. 4 Studiendesign): 

1. Testzeitpunkt: Der erste simulierte Rektalabstrich (FS1) wurde frisch, also 

sofort nach Entnahme getestet. Folgende Tests wurden aus dem Liquid Amies 

des FS durchgeführt: (1) GeneXpert C. difficile Test; (2) C. DIFF QUICK 

CHECK COMPLETE; (3) Toxigene Kultur. Danach wurde der Abstrich sofort 

eingefroren.  

2. Testzeitpunkt: Der erste simulierte Rektalabstrich (FS1) wurde nach einem 

Monat erneut getestet. Die durchgeführten Tests entsprachen denen zu 

Testzeitpunkt 1.  

3. Drei Monate nach Testzeitpunkt 1 wurde der zweite Rektalabstrich (FS2) 

getestet. Die durchgeführten Tests entsprachen denen zu Testzeitpunkt 1.  

Der dritte Rektalabstrich FS3 wurde zur Sicherheit gesammelt.  

Die Ergebnisse wurden untereinander und mit den Ergebnissen der Originalprobe verglichen. 

Somit konnte nicht nur untersucht werden, wie sich die C. difficile Test Algorithmen für 

ungeformte Stuhlproben im Vergleich zu Rektalabstrichen verhalten, sondern auch, ob das 

Einfrieren und Lagern der Proben einen Einfluss auf die Testergebnisse hat. 
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Abb.4: Studiendesign. Um einen Rektalabstrich mit dem FecalSwab (FS) zu simulieren 
wurden positive C. difficile Stuhlproben verwendet. Jeder der drei Abstriche beinhaltete 
die Flüssigkeit Cary Blair Medium und wurde vorsichtig in die Stuhlprobe eingetaucht. 
FS1 wurde sofort nach Simulation, auf C. difficile mittels, PCR, C. DIFF QUICK CHEK 
COMPLETE und mittels toxigener Kultur getestet (ZP1) und erneut nach einem Monat 
(ZP2). FS2 wurde nach drei Monaten (ZP3) Lagerung bei -80°C getestet. FS3 wurde zur 
Sicherheit simuliert und eingefroren. 

 

3.2 Simulation des Rektalabstriches 
Für die Simulation der Rektalabstriche wurde der beflockte, in einem flüssigen 

Transportmedium befindliche COPAN FecalSwabTM (Copan Italia, Brescia, Italy) (Abb. 5) 

benutzt. Der Abstrich ist ein Sammel-, Transport- und Aufbewahrungssystem für Kot und 

Rektalproben. Der FecalSwabTM enthält nach Herstellerangaben 2 ml Modified Cary Blair 

Medium. Aus dieser Flüssigkeit, in der die Stuhlprobe vom Abstrichtupfer mittels vortexen 

gelöst wurde, können alle drei Standardtests in der  

C. difficile-Diagnostik (PCR, GDH/Toxin A/B Elisa und Kultur) aus einem Abstrich durchgeführt 

werden.  

 

Material: 

• COPAN FecalSwabTM 

• Vortex Genie 2TM 

• Labortiefkühlschrank -80°C (Thermo-Fischer)   
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Durchführung: 

Die Simulation der Rektalabstriche wurde mithilfe des COPAN FecalSwabTM im Labor 

durchgeführt. Jeweils drei Abstriche (zur Testung an drei verschiedenen Zeitpunkten) (n = 30) 

wurden aus CDI positiven Stuhlproben entnommen. Der Abstrichtupfer wurde dazu vorsichtig 

am Rand, des im Stuhlröhrchens befindlichen Stuhles, eingetaucht und bei Herausziehen am 

Rand abgestrichen, um eine vergleichbare Quantität an Stuhl zu sammeln, wie es bei einem 

am Patienten durchgeführten Rektalabstrich der Fall wäre. Nach dem „Abstrich“ wurde jeder 

Abstrichtupfer in das dazugehörige Röhrchen platziert. Um die Stuhlprobe vom Abstrich im 

Transportmedium zu lösen und zu verteilen wurde das Röhrchen für 10 Sekunden gevortext. 

Alle Abstriche wurden vom gleichen Untersucher vorgenommen. Damit die Menge an Stuhl an 

jedem Abstrich ähnlich ist, wurde darauf geachtet, dass jeder Abstrich auf dieselbe Art und 

Weise entnommen wurde. Die Abstriche wurden bei -80°C gelagert. Die gefrorenen Abstriche 

wurden vor der Testung 15 Minuten bei Raumtemperatur aufgetaut und der FS wurde für 30 

Sekunden gevortext.  

 

 

Abb.5: COPAN FecalSwabTM Quelle: 
https://products.copangroup.com/index.php/products/clinical/fecalswab. 
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3.3 C. difficile Echtzeit-PCR 
Der GeneXpert C. difficile/Epi Test (GX Test) (Cepheid, CA, USA) wurde benutzt, um C. 

difficile in klinischen Stuhlproben durch PCR nachzuweisen. Diese Echtzeit-PCR entdeckt das 

Toxin B Gen (tcdB), das binäre Toxin Gen (cdt) und eine Deletion am Nukleotid (nt) 117 im 

tcdC Gen, das auf den hypervirulenten C. difficile Ribotyp 027 hinweist. Die Tests wurden 

anhand der Anweisungen des Herstellers durchgeführt. Um die Menge von C. difficile in den 

Proben zu quantifizieren, wurden die cycle threshold (CT) Werte zur Detektion von tcdB 

dokumentiert. Niedrige CT Werte weisen auf eine große Anzahl von Targetgenen in der 

eingesetzten Probe hin.   

 

Material: 

• Diagnosesystemgerät GeneXpert® XVI 

• GeneXpert Kartusche 

• Pipette 

 

Durchführung:  

Zur Testung wurden Kartusche (Abb.6) und das Fläschchen mit der Elutionslösung beschriftet 

und das zu testende Abstrichröhrchen mit Liquid Amies wurde (nach Auftauen) für 10 

Sekunden gevortext. Danach wurden 400µl des liquid Amies aus dem Abstrichröhrchen in das 

Fläschchen mit der GeneXpert Elutionslösung pipettiert und erneut für 10 Sekunden gevortext. 

Anschließend wurde der gesamte Inhalt aus dem Gefäß mit der Elutionslösung in die 

beschriftete Kartusche pipettiert. Am Laborcomputer wurde ein neuer Test erstellt und die 

Kartusche gescannt. Daraufhin erfolgte die Eingabe der Probennummer.  Im nächsten Schritt 

wurde die Probe in das angezeigte Fach eingelegt und der Test gestartet. Die Ergebnisse 

konnten nach 45 Minuten abgelesen werden. 

 

Abb.6: GeneXpert Kartusche und Fläschchen mit Elutionslösung 
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3.4 Kombinierter GDH und Toxin A/B Enzym Immunoassay Test 
Der Techlab® C. Diff Quick Chek Complete® Test (Alere, Cologne, Germany) [CDQCC]) ist 

ein ELISA, zum Nachweis von C. difficile und Toxin A und B. Mit diesem Test ist der Nachweis 

des C. difficile-Antigens Glutamatdehydrogenase (GLDH) und Toxin A und B in einer Reaktion 

möglich. Als Prüfung für das Vorhandensein von  

C. difficile weist der Test das C. difficile-Antigen GLDH nach und bestätigt durch den Nachweis 

von Toxin A und B die Existenz von C. difficile Toxinen in der untersuchten Probe. Bei diesem 

Test werden spezifische C. difficile-Antikörper für GLDH und Toxin A und B eingesetzt. Auf 

der Testkarte befindet sich ein Reaktionsfenster mit drei vertikalen Linien aus unbeweglichen 

Antikörpern. Auf der linken Seite der Testkarte befindet sich die Antigentestlinie. Diese enthält 

Antikörper gegen C. difficile GLDH. In der Mitte der Karte liegt die gepunktete Kontrolllinie. 

Diese besteht aus Anti-Meerretich-Peroxidase-Antikörper. Die dritte Linie auf der rechten Seite 

ist die Toxin A- und B-Testlinie und enthält Antikörper gegen C. difficile Toxin A und B. Nach 

Herstellerangaben enthält das Konjugat Antikörper gegen GLDH und Antikörper gegen Toxin 

A und B, diese sind an die Meerrettich-Peroxidase gebunden (Abb.7).  

 

Abb.7: Der C. DIFF QUIK CHEK COMPLETE Test. Darstellung der drei möglichen 
Testergebnisse im Reaktionsfenster und die daraus resultierende weitere 
Vorgehensweise. (Quelle: Hersteller Alere).  

 

Material: 

• Testkarten  

• Verdünnungspuffer 
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• Waschpuffer 

• Substrat 

• Konjugat 

• Positive Kontrolle 

• Einweg-Kunststofftransferpipetten 

• Timer 

 

Durchführung:  

Alle Reagenzien und Testkarten wurden vor der Verwendung auf Raumtemperatur gebracht. 

Zur Durchführung des Tests wurden, in ein Reagenzglas 650μl Verdünnungspuffer und ein 

Tropfen Konjugat pipettiert. Zunächst wurde das Probenmaterial, welches sich am 

Rektalabstrich befand, mithilfe eines Vortexers mit dem Transportmedium vermischt. Von 

diesem Gemisch, aus Probe und Transportmedium, wurden 100 μl in das Reagenzglas 

dazugegeben und erneut gevortext. Alle weiteren Schritte wurden entsprechend den Vorgaben 

des Herstellers durchgeführt. Die verdünnte Proben-Konjugat-Mischung wurde anschließend 

in die Probenvertiefung pipettiert und die Testkarte bei Raumtemperatur 15 Minuten inkubiert. 

Bei einer C. difficile positiven Probe bindet, während der Inkubation die vorhandene GLDH 

sowie Toxin A und B an die Antikörper-Peroxidase-Konjugation. Nachfolgend wurde das 

Reaktionsfenster mit 300µl Waschpuffer gespült und im Anschluss 2 Tropfen Substrat 

zugegeben. Nach weiteren 10 Minuten Inkubationszeit ist das Ergebnis ablesbar. Erscheint 

weder auf der Antigen (Ag) Seite, noch auf der Toxin (Tox) Seite eine vertikale blaue Linie, ist 

der Test negativ, das bedeutet, C. difficile und dessen Toxine sind in dieser Probe nicht 

vorhanden. Erscheint nur auf der Ag Seite eine vertikale blaue Linie enthält diese Probe C. 

difficile Bakterien. Erscheint auf der Ag Seite und auf der Tox Seite eine vertikale blaue Linie, 

bedeutet dies, dass C. difficile Bakterien in dieser Probe vorhanden sind und diese Toxine 

produzieren. Eine gepunktete Linie in der Mitte des Reaktionsfensters muss bei allen Tests 

erscheinen, diese Linie stellt die Kontrolllinie dar, ohne diese ist der Test nicht auswertbar. Alle 

Auswertungen wurden nach Anweisungen des Herstellers durchgeführt.   
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3.5 Toxigene Kultur 
Um C. difficile zu isolieren wurde jede Probe auf einen selektiven und auf einen nicht selektiven 

Agar aufgebracht.  

Für die nicht selektive Kultur, wurden die Proben nach „Alkohol-Behandlung “ auf Schaedler 

Agar (Becton Dickinson, Heidelberg, Germany) Platten (Abb.8) mit 50µl der Flüssigkeit 

beimpft. Die Platten wurden bei 37°C anaerob inkubiert und nach 48 Stunden untersucht. Die 

Identifikation der C. difficile Bakterien auf einer Schaedler Agar Platte basiert auf dem 

charakteristischen Erscheinen der Kolonien. Die Morphologie der Kolonien erscheint sämig, 

gelb-grau-weißlich, mit einer irregulären, groben internen Struktur. Der Geruch entspricht dem 

für C. difficile bekannten Pferdestallgeruch.  

Für die selektive Kultur wurde eine Cycloserine Cefoxitin Fructose Agar (CCFA; Oxoid Ltd., 

Thermo Fisher Scientific, Wesel, Germany) Platte (Abb.9) mit 50µl der Flüssigkeit beimpft. Die 

Platten wurden zusammen mit den Schaedler Agar Platten bei 37°C anaerob inkubiert und 

nach 48 Stunden untersucht. Die Morphologie der Kolonien, die sich auf dem CCFA 

Nährboden bilden, kann man als milchglasartig beschreiben. Die typische gelbe Verfärbung 

ist nicht nur innerhalb der Kolonien zu erkennen, sondern erstreckt sich auch rund um die 

Kolonien herum, was auf eine Toxin Produktion zurückzuführen sein könnte.  

 

 

Abb.8: C. difficile wächst in einer Petrischale auf einem Schaedler Agar Nährboden. Die 
Kolonien der C. difficile Bakterien erscheinen grau bis weiß, opak, matt bis glänzend, 
flach, rund, und manchmal wurzelartig. Sie verhalten sich nicht hämolytisch und haben 
einen charakteristischen „Pferdemist“ Geruch. 
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Abb.9: C. difficile wächst in einer Petrischale auf einem CCFA Nährboden. Die Kolonien 
erscheinen milchglasartig und die, für dieses Nährmedium charakteristische gelbe 
Farbe der  
C. difficile Bakterien kommt zum Ausdruck. Zu beobachten ist die gelbliche Verfärbung 
nicht nur der Kolonien selbst, sondern auch um die Kolonien herum, was auf die Toxin 
Produktion zurück zu führen ist. 

  

 

Material: 

• Cycloserine Cefoxitin Fructose Agar Platte 

• Schaedler Agar Platte 

• Alkohol 99,8% Ethanol 

• Pipette 

• Vortex Mischgerät 

• Anoxomat 

• Inkubator 

 

Durchführung: 

Beide Platten mit den Studiendaten wurden beschriftet. Die CCFA Platte wurde direkt mit 50µl 

des flüssigen Amies Mediums aus den Abstrichröhrchen beimpft.  

Um die Schaedler Agar Platte zu beimpfen wurde vorher eine Alkohol-Behandlung der Probe 

zur Reduktion der Begleitflora durchgeführt. Dazu wurde in ein Röhrchen 50µl Alkohol (Alkohol 

99,8% Ethanol, Merck KGaA, Darmstadt) und 50µl der Probe gegeben und gevortext. Die 

Platte wurde mit 50µl des Gemisches beimpft. Zur Herstellung des anaeroben Milieus, zur 

Inkubation wurde ein Anoxomat benutzt. Die Platten wurden dazu in einen Anoxomatentopf 

platziert und ein Katalysator wurde eingebracht. Der Deckel wurde fest verschlossen und über 
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den Anoxomaten wurde dann die anaerobe Umgebung geschaffen. Danach wurden die Töpfe 

mit den Platten im Brutschrank bei 37°C für 48 Stunden inkubiert. Ein Wachstum auf den 

Platten mit C. difficile typischen Kulturen bedeutete eine weitere Identifizierung mit dem MALDI 

Biotyper und eine Isolierung des Stammes. Der Stamm wurde bei -80°C in einem 

Einfriermedium eingefroren.  

 

3.6 Identifikation mittels MALDI Biotyper 
Der MALDI Biotyper (Bruker Daltonics; Inc. MALDI Biotyper CA System; Billerica; USA) wurde 

für die Spezies-Identifiaktion von den Kolonien auf den Agarplatten verwendet. Dieses System 

ist ein diagnostischer in Vitro Massenspektrometer und dient der Identifikation von 

Bakterienkolonien mithilfe der matrix-assisted laser desorption/ionization time of flight (MALDI-

TOF) Massenspektrometrie Technologie. Durch die Massenspektrometrie ist es möglich den 

einzigartigen molekularen Fingerabdruck eines Organismus zu messen. Der MALDI Biotyper 

misst die in allen Mikroorganismen enthaltenen Proteine. Durch die charakteristische und 

einheitliche Struktur der Proteine ist es möglich einen bestimmten Mikroorganismus exakt zu 

identifizieren. Dies geschieht durch den Vergleich der in den Proteinen enthaltenen Strukturen 

mit einer Datenbank [42].  

Material:  

• MALDI Biotyper CA System 

• Matrix 

 

Durchführung: 

Abnahme einer isolierten Kolonie mit einem sterilen Holzstäbchen und Aufbringen des 

Materials auf gekennzeichnete Felder auf der MALDI Platte. Des Weiteren muss jedes Feld, 

das eine Probe enthält und ausgewertet werden soll, mit einer Matrix (100µl) benetzt werden. 

Diese muss vollständig vor der Messung getrocknet sein. Es wurde für jedes Isolat 

Doppelmessungen durchgeführt. Danach wurde eine neue MALDI-TOF Projekt Liste angelegt. 

Die Software generiert automatisch das Spektrum, der auf der MALDI Platte befindlichen 

Bakterien und Pilze und vergleicht diese mit der in der Software gespeicherten 

Mikroorganismen. Durch die nächstgelegene Übereinstimmung des Spektrums kann eine 

Identifikation stattfinden und überprüft werden. Die Auswertung erfolgte nach 

Herstellerangaben.  
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3.7 C. DIFFICILE TOX A/B II™-Enyme-linked Immunosorbent Assay 
(ELISA) 

Um die Toxine A und B in den angezüchteten C. difficile Isolaten nachzuweisen wurde ein 

ELISA-Schnelltest durchgeführt. Der C. DIFFICILE TOX A/B II™ (C. DIFFICILE TOX A/B II™; 

TechLab; Emergo Europe, Den Haag, Netherlands) ist ein ELISA zum Nachweis von C. difficile 

Toxin A/B in Stuhlproben. Die Mikroassay-Behälter, die im Laborsatz enthalten sind, 

beinhalten bewegungsunfähige, affinitätsgereinigte, polyklonale Antikörper der Ziege, gegen 

das Toxin A und B. Der Antikörper, der zur Erkennung von C. difficile genutzt wird, besteht aus 

einer Mischung aus Toxin A monoklonalem Maus Antikörpern verdünnt mit Meerrettich 

Peroxidase und Toxin B polyklonalem Ziegen Antikörpern verdünnt mit Meerrettich 

Peroxidase. In der Untersuchung wird ein Teil der Probe im Verdünnungsmittel emulgiert. Die 

emulgierte Probe wird dann in die Mikroassay-Behälter, in denen sich die Antikörper befinden, 

pippetiert. Falls nun das Toxin A und B in der Probe enthalten ist werden diese in der 

Inkubationsphase an die Antikörper und die bewegungsunfähigen, affinitätsgereinigten, 

polyklonalen Antikörper gebunden. Jedes Material, das sich nicht bindet, wird während der 

einzelnen Waschschritte entfernt. Des Weiteren wird ein Substrat pippetiert, dass aufgrund 

des Enzym-Antikörper-Antigen Komplexes, seine Farbe für C. difficile positive Proben ändert.  

Material: 

• Material im Kit enthalten:  

o Diluent 

o Konjugat 

o Substrat 

o Positive Kontrolle 

o Waschpuffer Konzentrat 

o Stop Lösung 

o Mikroassay Platte 

• Zusätzlich benötigtes Material:  

o Zeitmesser 

o Vortex Mischgerät 

o Destilliertes Wasser 

o Spectrophotometer 

o Kühlschrank  

o Inkubator 

o Dynex MRX TC Revelation Microplate Reader 
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Durchführung: 

Entnahme von 4-5 Kolonien von der zu testenden Platte und zusammen mit 200μl Diluent in 

ein Eppendorf Röhrchen geben. Alles 10 Sekunden vortexen.  Danach bei 5000 Umdrehungen 

für 10 Minuten zentrifugieren. In jeden Well wird ein Tropfen (50 μL) Konjugat pipettiert. In die 

Behälter zur positiven und negativen Kontrolle werden 50μL der jeweiligen Kontrolle gegeben. 

Danach werden 100 μL der Probe aus dem Röhrchen in die jeweiligen Wells pipettiert und bei 

37°C ± 2°C für 50 Minuten inkubiert. Nach dieser Zeit werden die Behälter ausgeschüttet und 

mit der Wasch Lösung ausgewaschen. Die umgedrehte Platte wird dann auf einem sauberen 

Papiertuch ausgeschlagen. Die Waschung wird fünf Mal wiederholt und die Platte wird dazu 

immer wieder auf einem Papiertuch ausgeschlagen. Falls danach immer noch Partikel in den 

Behältern sichtbar sind, wird die Waschung so lange wiederholt, bis die Partikel ausgespült 

sind. Nachdem keine Partikel mehr in den Behältern sind, wird die restliche Flüssigkeit, durch 

erneutes Ausschlagen auf ein sauberes Papiertuch entfernt. Danach werden 2 Tropfen (100 

μL) des Substrates in jeden Behälter pipettiert, durch leichtes Klopfen gemischt und für 10 

Minuten bei Raumtemperatur inkubiert. Bei 5 Minuten wird nochmals der Behälter leicht 

geklopft. Des Weiteren werden 1 Tropfen (50 μL) der Stop-Lösung in jeden Behälter gegeben 

und wieder geklopft. Nach zwei Minuten kann das Ergebnis abgelesen werden. Durch die 

Stop-Lösung verändert sich die Farbe in den Behältern von Blau zu Gelb. Die positive Kontrolle 

erscheint deutlich sichtbar als gelbe Lösung und die negative Kontrolle deutlich sichtbar als 

klare Lösung.  Dadurch kann die optische Dichte ab 450 nm auf einem ELISA Lesegerät 

(Dynex MRX TC Revelation Microplate Reader) ermittelt werden. Die Ergebnisse des Tests 

lassen sich auch visuell in gutem Licht und auf einem hellen Hintergrund ablesen (Abb.10). 

Die Auswertung erfolgte nach Herstellerangaben.  
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Abb.10: C. DIFFICILE TOX A/B II™ - ELISA. Die Mikroassay-Platte auf der sich fünf Wells 
befinden. Die gelblich gefärbten Lösungen in den Wells sind positiv auf Toxin A/B und 
die klaren Lösungen sind negativ, ohne Toxine. Die unterschiedliche Intensität der gelb 
gefärbten Lösungen in den Wells deutet auf die Menge des Toxin A/B hin.  

 

3.8 PCR Ribotypisierung 
Durch kapillare Gel-basierte PCR Ribotypisierung wurden alle in der Studie kultivierten C. 

difficile Isolate weiter charakterisiert. Durch die Ribotypisierung wird ein genetischer 

Fingerabdruck von ribosomaler DNA mittels Restriktionsfragmentlängenmorphismus erzeugt. 

Untersucht wurde die extrahierte genomische DNA von den im Rahmen der Studie kultivierten 

C. difficile Isolaten.  

Die PCR-Ribotypisierung besteht aus 4 Arbeitsschritten (DNA-Extraktion, PCR, 

Sequenzierung, Auswertung der Ribotypisierung), die im Folgenden beschrieben werden.  

 

3.8.1. DNA-Extraktion  
Bis zur Bearbeitung waren die Proben bei -80°C eingefroren. Die C. difficile Stämme wurden 

aufgetaut und mit einer blauen Öse zur Anzucht auf den Anaerobier-Agar okuliert. Danach 

wurden die Agar-Platten für 48h bei 36 ± 1°C in anaerober Atmosphäre bebrütet. Somit erhielt 

man eine frische Subkultur des zu testenden  

C. difficile-Isolates, die maximal 48 h alt war. Vor der DNA-Extraktion wurde das Isolat erneut 

mittels MALDI-TOF identifiziert. Von der so bestätigten C. difficile Kultur ausgehend, erfolgte 

die DNA-Extraktion mit dem QIAamp Mini Kit.  Erweitert, um eine mechanische Lyse mit 

Glasbeats (Protokoll siehe unten). Das QIAamp DNA Mini Kit (250) (Qiagen, Hilden, 
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Deutschland) ermöglicht eine DNA Isolierung aus dem Probenmaterial. Das QIAamp DNA Mini 

Kit nutzt die Eigenschaften der selektiven Bindung an einer Siliziummembran, um die reine 

DNA zu erhalten. Die Zellen der Proben werden in einer optimierten Buffer Lösung aufgelöst 

und die DNA Bindung wird angepasst. Danach werden die Proben direkt in die QIAamp Spin 

Ständer eingelegt. Die DNA bindet an die Siliziummembran und Rückstände werden durch 

zwei Waschungen vollständig entfernt. 

Die extrahierte DNA wurde am Nano-Drop gemessen und für die folgende PCR auf 0,1 bis 1 

ng/µL mit Aqua dest. verdünnt. 

DNA-Extraktion-Protokoll 

Vorbereitung:  

1.  Proben auf Raumtemperatur bringen (15-25 °C) 

2.  Zwei Schüttler vorheizen: 56°C (für Schritt 2) und 70°C (für Schritt 3) 

3.  AE Puffer oder destilliertes Wasser auf Raumtemperatur bringen 

4.  Puffer AW1 und AW2 müssen laut Anweisung zubereitet worden sein 

5.  Wenn sich Ausfällungen im Puffer ATL oder Puffer AL gebildet haben:  

Bei 56°C inkubieren 

 

Durchführung:         

1.  200 µl ATL- Puffer in das Gefäß mit den Glasbeats pipettieren—> darin 2x blaue Ösen, 

halb mit Probenmaterial bedeckt, einrühren               

2.  3 x 15 sek. Glasbeats schütteln lassen (Precellys 24), alternativ Speedmill „Bakterien“-

Programm laufen lassen.  

2a.  Schaum herunter zentrifugieren (1 Minute, 13000 rpm) 

2b.  Überstand in 1,5 ml Eppendorf-Gefäß pippetieren 

3.  20 µl Proteinase K zufügen—> vortexen 

4.  bei 56 °C, auf Schüttler, inkubieren (Zeit: 10 min.)  

5.  kurz, bei 8000 rpm, zentrifugieren 

6.  200 µl AL Puffer zufügen 

7.  15 sek. vortexen 
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8.  für 10 Minuten, bei 70 °C, inkubieren 

9.  kurz, bei 8000 rpm, zentrifugieren 

10.  200 µl Ethanol zufügen 

11.  15 Sekunden vortexen 

12.  kurz, bei 8000 rpm, zentrifugieren 

13.  Mixtur in QIAamp Spin Column, welches in 2 ml collection tube steht, füllen  

14.  1 Minute, bei 8000 rpm, zentrifugieren 

15.  QIAamp Spin Column in sauberes “Collection Tube” umlagern 

16.  Röhrchen mit der Flüssigkeit entsorgen 

17.  500 µl Puffer AW1 hinzufügen (Rand nicht befeuchten!) 

18.  für 1 Minute bei 8000 rpm zentrifugieren 

19.  QIAamp Spin Column in sauberes 2 ml “Collection Tube” umlagern 

20.  Röhrchen mit Flüssigkeit entsorgen 

21.  500 µl Puffer AW2 hinzufügen (Rand nicht befeuchten!) 

22.  für 3 Minuten bei 14000 rpm zentrifugieren 

23.  Röhrchen erneut tauschen und erneut zentrifugieren (1 Minute, 14000 rpm) 

24.  QIAamp Spin Column in 1,5 ml Eppendorfgefäß stecken  

25.  Spin Column öffnen  

26.  50 µl Puffer AE (oder Aqua dest.) hinzufügen 

27.  5 Minuten, bei Raumtemperatur, inkubieren 

28.  1 Minute bei 8000 rpm zentrifugieren 

29.  Schritte 25-28 wiederholen 

30.  Spin Column verwerfen und Eppendorfgefäß verschließen 

31.  DNA-Gehalt bestimmen mittels Nanodrop  

32.  Eppendorfgefäß einfrieren 
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Die extrahierte DNA wurde am Nano-Drop gemessen und für die folgende PCR auf 0,1 bis 1 

ng/µL mit Aqua dest. Verdünnt und bei -80°C eingefroren. 

 

Messung des DNA-Gehalts mittels Nanodrop 2000:  

Mit Hilfe des Nanodrop 2000 (Thermo Fisher, Waltham, US) ist es möglich die Konzentration 

von aufgereinigten DNA Proben, die bei 260 nm absorbieren, zu messen. 

Messung des DNA-Gehalts in den extrahierten Proben: 

Als ersten Schritt, wählt man auf der Startseite die Registerkarte „Nukleinsäuren“ aus und tippt 

abhängig von den zu messenden Proben auf „dsDNA“, „ssDNA“ oder „RNA“. Als nächstes 

werden 1 bis 2 μl Leerlösung auf den unteren Teil des Messplatzes pippetiert und der 

Gerätearm wird abgesenkt. Dann auf Leerprobe drücken und warten bis die Messung beendet 

ist. Nach der Messung wird der Gerätearm aufgestellt und die Messplätze mit einem neuen 

Labortuch gereinigt. Nach der Reinigung werden 1 bis 2 μl Probenlösung auf den Messplatz 

pippetiert und der Gerätearm wird wieder abgesenkt. Danach wird die Probenmessung 

gestartet. Nach Beendigung der Probenmessung wird das Spektrum und die ausgewiesenen 

Werte angezeigt. Nun auf „Versuch beenden“ klicken und erneut den Gerätearm aufstellen 

und beide Messplätze mit einem neuen Labortuch reinigen. Die Auswertung erfolgt nach 

Herstellerangaben.  

 

3.8.2. PCR 
Die verdünnte DNA wurde zur Amplifizierung der 16S-23S-Region von C. difficile eingesetzt 

(Protokoll nach Fawly et al.[43]). Dazu wurden die folgenden FAM-gelabelten Primer 

verwendet [43]:  

• 5’-GTGCGGCTGGATCACCTCCT-3’ (16S) - 5’ markiert mit 6-Carboxylfluorescein (6-

FAM) 

• 5’-CCCTGCACCCTT-AATAACTTGACC-3’ (23S) - 5’ markiert mit 6-

Carboxylfluorescein (6-FAM) 

 

Für den PCR Ansatz wurde das folgende Schema verwendet:  

PCR Ansatz 1x Reaktion 

10x PCR-Buffer 2,5 µL 

Q-Buffer 5,0 µL 

Primer 16S (10µm) 0,5 µL 
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Primer 23S (10µM) 0,5 µL 

MgCl2 0,5 µL 

dNTPs 0,5 µL 

HotStarTaq Polymerase  0,15 µL 

H2O 13,35 µL 

Template DNA (1-10 ng/µL) 2,0 µL 

 

Das PCR-Programm „Cdiff RIBOTYPING“ mit 24 Zyklen wurde am Thermocycler im PCR 

Labor durchgeführt: 

Phase  Temperatur  Zeit 

Initalisierung  

Denaturierung 

Annealing             24 Zyklen 

Elongation 

Finale Elongation 

Ende 

95 °C  

95 °C 

57 °C 

72 °C 

72 °C 

4 °C 

15 min 

1 min 

1 min 

1 min 

30 min 

¥ 

 

Bis zur Ribotypisierung wurden die PCR Produkte bei -80°C eingefroren.  
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3.8.3. Sequenzierung/Ribotypisierung  
Für die Ribotypisierung wurde ein Ansatz aus je 0,5 µL LIZ Standard 12000 und 8,5 µL HiDi 

Formamide vorbereitet, gut resuspendiert und in einer 96er Well-Platte vorgelegt. Die PCR-

Produkte wurden je 1:10 und 1:50 mit dest. Wasser verdünnt und in die 96er Well-Platte dazu 

pipettiert. Es wurden immer Doppelbestimmungen angelegt. Dies bedeutete, pro Probe 

wurden insgesamt 4 Testungen durchgeführt. Die Positionen der Proben wurden in das dafür 

vorgesehene Excel-Sheet (96-Vorlage_1_SampleSheet_1200bp_G5) eingetragen. Die 

Proben wurden unter der vorgesehenen 8 stelligen Studiennummer getestet. Die Platte wurde 

mit einem Plastiksealer verschlossen und mit QUIKSTAT an die Microsynth AG in Lindau 

versendet. Die Barcodenummer der Platte und die Plattenbelegung wurde auf der Sample-

Sheet-Liste notiert und per E-Mail versendet. Die Ribotypisierung erfolgte unter den 

Parametern, die im Protokoll von Fawlwy et al. vorgegeben waren [43]. 

 

3.8.4. Auswertung der Ribotypisierung 
Die Interpretation der Ribotypisierung (Fragmentanalyse) erfolgte nach Indra et. al. mit 

WebRibo [44].  

WebRibo ist eine Open-Source-Software, die von der Austrian Agency for Health and Food 

Safety (AGES) angeboten wird. Die gewonnen kapillarisch-sequenzbasierten PCR 

Ribotypisierungsdaten wurden automatisch durch die Software analysiert und mit den Werten 

anderer Labors verglichen. Die Software gibt an, um welchen Ribotyp es sich mit hoher 

Wahrscheinlichkeit in der Probe handelt. Die Bestimmung der Ribotypen erfolgte über 

Fragmentanalyse wie folgt:  

1. Immer 10 fsa.-files wurden zunächst in einen Ordner gezipped. 

2. Bei Webribo einloggen und auf Upload klicken. Bei Data file* auf Durchsuchen klicken und 

den ZIP-Ordner auswählen. Dann auf hochladen „upload“ klicken.  

3. Die hochgeladenen Isolate sind unter „results“ aufgelistet. 

4. Quality Check: Das Programm unterscheidet Rot=Fehler und grün=Daten ausgewertet. Um 

die Qualität der Daten sicher zu stellen, müssen die Rohdaten jeden Isolates geprüft werden. 

Dazu im Isolat auf „Raw data“ klicken und in der oberen Leiste dann auf „summary“. Jetzt wird 

eine Grafik mit den verschiedenen Peaks und darunter eine Tabelle mit den Längen und 

Höhen der Peaks angegeben.  

Grundsätzlich gelten nun folgende Grundsätze: 
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• Gibt es zwei Peaks, die weniger als 1.5 Basenpaare auseinander liegen, wird der erste 

nicht gewertet.  

• Alle Signale, die <10% des höchsten Peaks sind, werden nicht gewertet.   

• Die Peak-Länge muss zwischen 200 und 620 Basenpaaren liegen (alles darüber und 

darunter wird nicht gewertet).  

• Der höchste Peak sollte zwischen 1200 und 5500 liegen. Da alle Daten in 

Doppelansätzen und in verschiedenen Konzentrationen vorliegen sollten, sollte die 

Frequenz mit der besten Datenqualität ausgewertet werden. 

 

Mit Hilfe dieser Kriterien, wurde jede Ribotypisierung analysiert und ein Ribotyp festgelegt. 

Datensätze, die wegen mangelnder Qualität nicht ausgewertet werden konnten oder einen 

neuen Ribotyp ergaben, der nicht in der Datenbank hinterlegt war, wurden neu angesetzt und 

wiederholt.  

 

3.8.5. Materialien und Reagenzien Ribotypisierung 
Kulturmedien und Reagenzien: 

• Brucella-Blut-Agar (+ Haemin und Vitamin K) (BD) zur Anzucht von Anaerobiern 

• Indikatorstreifen für Anaerobiertöpfe 

• Matrix zur Kristallisation der Erregersuspension auf dem Taget für die 

Massenspektrometrie 

• DNA-Extraktions-Kit (QIAamp DNA Mini Kit) 

• InnuSPEED Lysis Tube B 

• 250 QIAamp Mini Spin Columns 

• QIAGEN Proteinase K 

• Collection Tubes (2 ml) 

• Aqua dest. HPLC Gradient Grad (Roth) 

• HotStarTaq Master Mix Kit (Qiagen) 

• PCR Nucleotide Mix dntps (Qiagen) 

• PCR primer: 5’-GTGCGGCTGGATCACCTCCT-3’ (16S) 

                     5’-CCCTGCACCCTT-AATAACTTGACC-3’ (23S)                        
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                               ∟5’ markiert mit 6-Carboxylfluorescein (6-FAM)  

(nach Bidet et al., 1999) 

• GeneScan 1200 LIZ Size Standard 

• HiDi Formamide 

• 96er-Platten für die Ribotypisierung 

• C. difficile ATCC 9689 

 

Analysengerät:  

• ANOXOMAT MART und dazugehörige Anaerobiertöpfe 

• Thermocycler (BIORAD) 

• Nano-Drop 2000cTM (PEQLAB) 

• Zentrifuge 

 

3.9 Statistische Analyse 
Alle fortlaufenden Variablen wurden jeweils als Mittelwert mit Standardabweichung 

zusammengefasst. Die qualitativen Daten wurden nach Schätzung und Prozent bewertet. 

Proben mit fehlenden Werten wurden aus der Studie, entsprechend der dazugehörigen 

Variablen, ausgeschlossen. Der Vergleich der Mittelwerte (CT value) wurde anhand des 

Student’s t Test (beim Vergleich zweier Gruppen, z. B. Stuhlproben und Rektalabstriche) und 

der einfaktoriellen Varianzanalyse (ANOVA) ermittelt, falls mehr als zwei Gruppen verglichen 

wurden (Daten von drei unterschiedlichen Zeitpunkten). Der Vergleich der Proportionen wurde 

durch den Chi-square Test erhoben. Sensitivität, Spezifität, negativ prognostische Werte und 

positiv prognostische Werte für den Nachweis von C. difficile in Rektalabstrichen wurden 

bewertet im Vergleich zum Nachweis von C. difficile in Stuhlproben. Alle statistischen Tests 

waren zweiseitige Tests. Ein P Wert von <0.05 wurde als statistisch signifikant bewertet.  
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4. Ergebnisse 

4.1 Vergleich Nachweis von C. difficile mittels PCR in Stuhlproben und 
Rektalabstrichen (ZP1) 

Die Ergebnisse von 30 Stuhlproben, die mittels PCR auf C. difficile getestet wurden, wurden 

zunächst mit den PCR-Ergebnissen der 30 Fecal Swabs (FS), die direkt nach der Simulation 

des Rektalabstriches getestet wurden, verglichen.  

Die Sensitivität der Detektion von C. difficile mittels PCR war in FS signifikant niedriger als in 

den Stuhlproben (25/30 [83.3%] versus 30/30 [100%]; p = 0.02) (Abb. 11).  

 

 

 

Abb.11: Nachweis von C. difficile durch PCR aus den Stuhlproben und aus den 
Rektalabstrichen (FS), die direkt nach der Simulation getestet wurden. Die Sensitivität 
der Detektion von C. difficile mittels PCR war in FS signifikant niedriger als in den 
Stuhlproben (25/30 [83.3%] versus 30/30 [100%]; P = 0.02)  
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Die Untersuchung der CT Werte des Toxin B Gens (tcdB) von den positiven Proben (n=25), 

zeigte in FS signifikant höhere Werte, als in den Stuhlproben (Mittelwert CTAbstriche, 28.4 ± 3.6, 

versus Mittelwert CTStuhl, 25.2 ± 2.8; p = 0.004) (Abb.12).  

 

 

 

Abb.12: Vergleich der C. difficile Toxin B PCR Cycle Threshold (CT) Werte von 
Stuhlproben (n=30) und COPAN Rektalabstrichen FS (n=25) direkt nach der Simulation. 
Die horizontale Linie in jeder Box zeigt den Mittelwert, wohingegen die unteren Linien 
das erste Quartil und die oberen Linien das dritte Quartil darstellen. Patienten, deren 
Daten unvollständig waren, wurden aus der Untersuchung ausgeschlossen (n = 5). 

*Ein signifikanter Unterschied wurde zwischen Stuhlprobe und Rektalabstrich (p=0.004) 
gefunden.  
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4.2 Vergleich Nachweis von C. difficile mittels C. DIFF QUIK CHECK 
COMPLETE (CDQCC) in Stuhlproben und in Rektalabstrichen (ZP1) 

Die Ergebnisse von 30 Stuhlproben, die mittels C. DIFF QUIK CHECK COMPLETE (CDQCC) 

auf C. difficile getestet wurden, wurden zunächst mit den C. DIFF QUIK CHECK COMPLETE 

(CDQCC)-Ergebnissen der 30 Fecal Swabs (FS), die direkt nach der Simulation des 

Rektalabstriches getestet wurden, verglichen. Es wurde jeweils GDH und Toxin A/B 

untersucht.  

GDH konnte in 25 Stuhlproben (25/30 [83.3%]) und in 22 FecalSwabs (22/30 [73.3%]) 

nachgewiesen werden (p= 0.35).  

Toxin A/B konnte in 16 Stuhlproben (16/30 [53.3%]) und in 11 FecalSwabs (11/30 [36.3%]) 

nachgewiesen werden (p=0.19).  

Somit zeigten sich keine signifikanten Unterschiede beim Vergleich zwischen dem Nachweis 

von C. difficile in FS und Stuhlproben, die durch den CDQCC bestimmt wurden (Abb.13).  
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Abb.13: CDQCC. Nachweis von C. difficile durch C. DIFF QUIK CHECK COMPLETE 
(CDQCC) GDH (schwarzer Balken) und Toxin A/B (grauer Balken)) in klinischen 
Stuhlproben und in COPAN FecalSwabs (FS), direkt nach der Simulation des 
Rektalabstriches. Bei der Nachweisrate von C. difficile getestet durch GDH (p=0.35) und 
durch Toxin A/B (p=0.19) waren in FS im Vergleich zur Stuhlprobe, keine signifikanten 
Unterschiede zu erkennen.  
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4.3 Vergleich Nachweis von C. difficile mittels toxigener Kultur (TK) in 
Stuhlproben und in Rektalabstrichen (FS) (ZP1) 

Die Ergebnisse der toxigenen Kultur zum Nachweis von C. difficile in den Stuhlproben (n=30) 

und in Fecal Swabs (n=30) wurde verglichen. Es konnte kein signifikanter Unterschied 

festgestellt werden. C. difficile wurde mittels toxigener Kultur in FS und Stuhlproben gleich 

häufig nachgewiesen (21/21 [100%]) (Abb. 14). 

 

Abb.14: Toxigene Kultur. Nachweis von C. difficile durch die Anlage einer toxigenen 
Kultur mit klinischen Stuhlproben und in COPAN FecalSwabs (FS), direkt nach der 
Simulation der Rektalabstriche (FS). Die Anzahl der positiven Proben durch Anlage 
einer toxigenen Kultur ist in beiden Fällen gleich.  
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In Abbildung 15 sind die Ergebnisse des Vergleichs von Stuhlproben und Rektalabstrichen 

zusammengefasst dargestellt.  

 

Abb.15: Zusammenfassung Nachweis von C. difficile durch PCR, CDQCC und TC in 
Rektalabstrichen mit Transportmedium (FS) im Vergleich zu Stuhlproben.  

(A) Nachweis von C. difficile durch PCR, C. Diff Quik Chek Complete (GDH und Toxin 
A/B) (CDQCC) und durch toxigene Kultur (TC) in klinischen Stuhlproben und in FS. *, 
die Detektionsrate von C. difficile durch PCR war signifikant niedriger durch Benutzung 
des FS (P < 0.02).  

(B) Vergleich des Clostridioides difficile Toxins B PCR Cycle Theshold (CT) Werte der 
Stuhlproben (n = 30) und FS (n = 25). Die horizontale Linie in jeder Box zeigt den 
Mittelwert, wohingegen die unteren Linien das erste Quartil und die oberen Linien das 
dritte Quartil darstellen. Patienten, deren Daten unvollständig waren, wurden aus der 
Studie ausgeschlossen (n = 5). **, ein signifikanter Unterschied wurde zwischen den CT 
Werten der Stuhlproben und der FS gefunden (P = 0.004). 
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4.4 Untersuchung des Einflusses der Lagerung von Rektalabstrichen bei -
80°C auf den Nachweis von C. difficile mittels PCR, CDQCC und 
toxigener Kultur 

Der Einfluss der Lagerung von FS bei -80°C für 1 Monat und für 3 Monate auf den Nachweis 

von C. difficile durch PCR, CDQCC (GDH und Toxin A/B) und toxigener Kultur wurde in einem 

weiteren experimentellen Ansatz untersucht. Dazu wurden alle FS nach der ersten Testung 

aufrecht und in Ständern sortiert bei -80°C tiefgefroren. Bei einer anstehenden Testung 

wurden die Röhrchen eine Stunde vor Testung, zum Auftauen, aus dem Tiefkühlschrank 

genommen. Der verflüssigte Inhalt der Proben wurde gevortext und es wurde an ZP2 (nach 

Lagerung für 1 Monat bei -80°C) und respektive an ZP3 (nach Lagerung für 3 Monate bei -

80°C) aus der eingefrorenen Flüssigkeit die PCR, der CDQCC (GDGH und Toxin A/B) und die 

toxigene Kultur durchgeführt und die Ergebnisse miteinander und mit ZP1 (direkt nach der 

Simulation des Rektalabstrichs) verglichen.  

Es konnte gezeigt werden, dass es durch Lagerung des FS bei -80 °C über 3 Monate, keine 

signifikante Veränderung der Sensitivität der verwendeten Tests zum Nachweis von C. difficile 

gab. Die Ergebnisse sind in Abbildung 19 zusammengefasst. 

Wie aus der Abbildung ersichtlich hat die Lagerung der FS auf die PCR keinerlei 

Auswirkungen. Alle 25 Proben, die bei ZP1 positiv getestet wurden, wurden auch bei ZP2 und 

ZP3 positiv getestet. Zudem zeigte sich auch bei den CT-Werten (ZP1=29,0, ZP2=30,1 und 

ZP3=29,9) kein Unterschied.  

Auch bei der Verwendung des Toxin A/B Test zeigte sich kein Einfluss der Lagerung bei -

80°C. An ZP1 waren 11 der 30 Proben (36,6%) positiv im Toxin A/B-Test, bei ZP2 und ZP3 je 

13 der 30 Proben (43,3%). Auch beim Nachweis des C. difficile GDH gab es keinen Einfluss 

der Lagerung zu beobachten. Bei ZP1 waren 22 der 30 Proben GDH positiv (73,3%), bei ZP2 

25 (83,3%) und bei ZP3 23 (76,6%). Auch bei der Anzucht war kein signifikanter Einfluss der 

Lagerung zu erkennen (Abb. 16). 
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Abb.16: Nachweis von C. difficile durch PCR, CDQCC und TC aus Rektalabstrichen mit 
Transportmedium (FS) vor und nach Lagerung bei -80°C.  

(A) Nachweis von C. difficile durch PCR, C. Diff Quik Chek Complete (Toxin A/B und 
GDH) und durch eine toxigene Kultur aus Rektalabstrichen mit FS (n = 30) unmittelbar 
nach dem Abstrich (ZP1), nach einem Monat der Lagerung (ZP2) und nach drei Monaten 
der Lagerung (ZP3). Keine signifikanten Unterschiede wurden vor und nach der 
Lagerung gefunden.  

(B) Vergleich der Clostridioides difficile Toxin B PCR Cycle Threshold (CT) Werte von 
FS (n = 25) bei ZP1, ZP2 und ZP3. Die horizontale Linie in jeder Box zeigt den Mittelwert, 
wohingegen die unteren Linien das erste Quartil und die oberen Linien das dritte Quartil 
darstellen. Patienten, deren Daten unvollständig waren, wurden aus der Studie 
ausgeschlossen (n = 5). Kein signifikanter Unterschied wurde gefunden zwischen den 
CT Werten von FS vor und nach der Lagerung.   
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4.5 Testcharakteristika in Stuhlproben und Rektalabstrichen 
Die Sensitivität, Spezifität, positiver Vorhersage Wert (PPW) und negativer Vorhersage-Wert 

(NPW) für die Detektion von C. difficile in FS und in Stuhlproben wurde für die 

unterschiedlichen Tests kalkuliert (PCR, GDH, Toxin A/B, und Toxigene Kultur). Die 

Ergebnisse sind in Tabelle 2 beschrieben.  

 

 

Tab.2: Sensitivität, Spezifität, PPW und NPW von 30 Rektalabstrichen mit 
Flüssigmedium zum Nachweis von Clostridioides difficile im Vergleich zu Stuhlproben. 

 



4.6 Ribotypisierung der C. difficile Isolate 
Insgesamt wurden 24 C. difficile Isolate mittels toxigener Kultur gewonnen (18 Isolate stimmten 

in Rektalabstrichen und in Stuhlproben überein, 3 Isolate konnten nur durch die Stuhlprobe 

wiedergewonnen werden und weitere 3 Isolate nur durch Rektalabstriche) und erfolgreich 

charakterisiert durch PCR-Ribotypisierung. Der am weitesten verbreitete Ribotyp war RT027 

(5/24 [21%]), gefolgt von Ribotyp RT014/6 (3/24 [13%]). Für keinen der genutzten Tests wurde 

eine Wechselbeziehung zwischen den Ribotypen und dem diagnostischen Ergebnis gefunden. 

 

Abb.17: Charakterisierung der Ribotypen anhand der Isolate. Der am weitesten 
verbreitete Ribotyp war RT 027 (5/24 [21%]), gefolgt von Ribotyp RT 014/6 (3/24 [13%]), 
Ribotyp RT 029 und RT 438 waren gleich verbreitet (2/24 [8%]), auch nicht weiter 
spezifizierte Ribotypen fanden sich (12/24 [50%]).  
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5. Diskussion  
Diese Studie wurde ausgeführt um den Nutzen des Copan FecalSwabs, einem System aus 

Rektalabstrich mit flüssigem Transportmedium, für die CDI Diagnostik zu beurteilen. Zudem 

wurde der Einfluss der Lagerung der Rektalabstriche bei -80°C auf den Nachweis von C. 

difficile untersucht.  

Es konnte gezeigt werden, dass die Verwendung von FecalSwabs (FS) keine Alternative zu 

einer Stuhlprobe für die Labordiagnostik einer CDI darstellt. Die Nachweisrate von C. difficile 

mittels PCR aus FecalSwabs war signifikant niedriger im Vergleich zu der Nachweisrate aus 

Stuhlproben (25/30 vs. 30/30, p=0.02).  Die kalkulierte Sensitivität für den C. difficile Nachweis 

mittels PCR für die Erkennung von C. difficile in Rektalabstrichen im Vergleich zu Stuhlproben 

lag bei 83.3% (Konfidenzintervall+/- 69.5 – 93.7).  

Durch den Vergleich der CT-Werte lässt sich der Verdünnungseffekt der Stuhlprobe in den 

2ml Liquid Amies Medium als wahrscheinlichste Ursache für die schlechtere Performance 

ausmachen.  

Für den Nachweis von GDH und Toxin A/B zeigte sich in unserer Studie ein Trend, der die 

Unterlegenheit von Rektalabstrichen aufzeigt. Wegen der geringen Fallzahl konnte hier keine 

Signifikanz erreicht werden.  

Die Lagerung der Abstriche bei -80°C über 3 Monate hatte keinen Einfluss auf alle 

durchgeführten Tests in dieser Studie.  

Die Idee der Rationalisierung der C. difficile Diagnostik, durch benutzerfreundliche 

Rektalabstriche (anstatt der Stuhlprobe) ist nicht neu. McFarland et al. erklärte im Jahr 1987 

erstmals, dass die Benutzung von Rektalabstrichen mit halbflüssigen Amies Transportmedium 

für die Anlage einer C. difficile Kultur vergleichbar ist wie die Anlage aus einer Stuhlproben 

[45] .   

Seitdem hat sich gezeigt, dass das Benutzen von Rektalabstrichen (oder Perirektalabstrichen) 

für den Nachweis von C. difficile in asymptomatischen Trägern durch PCR und/oder durch die 

Anlage einer toxigenen Kultur hilfreich sein kann [46, 47].  

Folglich wurden im Rahmen von Studien  häufig Rektalabstriche für den Nachweis von C. 

difficile bei asymptomatischen Trägern benutzt [3, 4, 48]. In einer kleinen Studie mit 22 

symptomatischen Patienten, die unter Verdacht einer CDI standen wurde der Gebrauch von 

Rektalabstrichen als geeignet für die CDI Diagnostik mittels PCR beschrieben [49]. In dieser 

Studie wurde allerdings nur eine Echtzeit PCR durchgeführt, keine Bestätigungstests. Es 

existieren keine Daten zur Benutzung von Rektalabstrichen zur Routinediagnose von CDI im 

Labor bei symtomatischen Patienten unter Verwendung eines zweistufigen Algorithmus, wie 
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es von den ESCMID Richtlinien empfohlen wird, einschließlich einer sensitiven Untersuchung 

(PCR oder GDH) und eines spezifischeren Bestätigungsassays (C. difficile Toxin A/B EIA) [12, 

13]. 

Kürzlich haben Hirvonen et al. gezeigt, dass die Verwendung von flüssigen Transportmedien 

von Rektalabstrichen die Nachweisrate von durchfallauslösenden Keimen verbessert [17]. 

Dieses Abstrichsystem besitzt einen beflockte Tupfer, der laut Hersteller, die gesamte 

Stuhlprobe aus dem Tupfer in dem flüssigen Cary-Blair Medium diluiert. Folglich können alle 

Tests, die für die Diagnose der CDI nötig sind, potentiell aus dem flüssigen Medium eines 

Abstriches gemacht werden. In der zitierten Studie wurden in einer kleinen Subuntersuchung 

auch Patientenproben mit V.a. CDI eingeschlossen und mittels Kultur, PCR und Toxin A/B 

Test untersucht. Es zeigte sich hier in der Kultur und PCR kein Unterschied zu den 

„herkömmlich verwendeten Transportmedien“, wobei diese nicht näher spezifiziert waren und 

nur eine geringe Probenanzahl verwendet wurde (n=20). Der Toxin A/B Test aus den 

Flüssigmedien zeigte eine schlechte Performance (6 von 20 PCR-positiven Proben).  

In unserer Studie war die Detektionsrate von C. difficile mittels PCR aus flüssigem Cary-Blair 

Medium von Rektalabstrichen signifikant niedriger als die aus Stuhlproben. Die Analyse des 

Toxin B Gen CT-Wertes lässt vermuten, dass dieses Ergebnis ein Resultat des 

Verdünnungseffektes ist (eine kleine Menge der Stuhlprobe wurde aufgelöst in 2 ml des 

flüssigen Transportmediums).  

Darüber hinaus ist die Wahrscheinlichkeit gegeben, dass der Verdünnungseffekt das 

Verhalten des GDH und Toxin A/B ELISA und der toxigenen Kultur ebenfalls beeinflusst, auch 

wenn dies in unserer Studie auf Grund der geringen Probenanzahl nicht nachweisbar war.  

Auch wenn neuere Studien den Schluss ziehen, dass Rektalabstriche mit Cary-Blair Medium 

für den molekularen Nachweis von pathogenen Keimen ohne eine Kreuzreaktion oder einen 

hemmenden Effekt benutzt werden können, kann dies zur Diagnostik von CDI nach unseren 

Ergebnissen nicht für den Nachweis von C. difficile mittels PCR gelten [17, 50]. 

Die Daten in dieser Studie zeigen deutlich, dass die Lagerung der Rektalabstriche mit 

Flüssigmedium bei -80°C für 3 Monate keinen Einfluss auf den Nachweis von C. difficile bei 

allen Testmethoden hat. Dies stimmt mit den Daten von Hirvonen und Kaukoranta überein. 

Diese zeigten ebenfalls, dass die Lagerung des FS bei -70°C keinen Effekt auf die Sensitivität 

der C. difficile Kultur hat. Wohingegen eine Lagerung des FS bei 4°C oder die Lagerung bei 

Zimmertemperatur zu einer erheblich geringeren Nachweisrate von C. difficile führt [17].  

Die hier vorgestellte Studie hat einige Limitationen. Zum einen wurde der Rektalabstrich mit 

positiven C. difficile Stuhlproben nur simuliert und nicht am Patienten durchgeführt. Folglich 
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sollten die Daten dieser Studie in einer prospektiven klinischen Studie mit beiden Verfahren 

(Rektalabstriche und Stuhlproben) am Patienten gleichzeitig untersucht werden.  

Überdies wurden in der vorgestellten Arbeit nur positive C. difficile Stuhlproben 

eingeschlossen. Das könnte Einfluss auf die Sensitivität der Analysen genommen haben.  

Schlussendlich kann durch die vorliegende Studie gezeigt werden, dass die Verwendung eines 

Rektalabstrichs mit Flüssigmedium für die zweistufige Labordiagnose einer CDI keine 

Alternative zur Stuhlprobe darstellt. Dies ergab sich aus den niedrigeren Sensitivitäten, die bei 

Benutzung der Abstriche bei allen Assays im Vergleich zum Goldstandard (der Stuhlprobe) 

entstanden.   

Es existieren kleine Studien an Patienten, die zeigen, dass die PCR zum Nachweis von C. 

difficile aus Rektalabstrichen generell zuverlässig ist [49]. Diese Studien verwenden allerdings 

Abstriche ohne Transportmedium. In diesem Falle kommt es nicht zur Verdünnung im 

Flüssigmedium. Dafür sind aus einem Abstrich ohne Flüssigmedium aber nicht alle 

Untersuchungen durchführbar, die für die Routinediagnostik nach ESCMID-Leitlinien 

notwendig sind. Es muss entschieden werden, ob der Abstrich mittels PCR oder Kultur 

untersucht werden soll. Ein ELISA aus einem trockenen Abstrich ist ohne Elution (und damit 

Verdünnung) nicht ohne weiteres möglich.  

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass es aufgrund der Ergebnisse dieser Studie nicht 

empfohlen werden kann die zweistufige Labordiagnose einer CDI aus Rektalabstriche mit 

Flüssigtransportmedium durchzuführen, da die Sensititvitäten (insbesondere für die 

Screeningtests PCR und GDH) zu niedrig sind. Eine Lagerung des Rektalabstrichs im 

Flüssigmedium bei -80°C über 3 Monate hinweg ist aber ohne Beeinträchtigung der 

Detektionsrate von C. difficile möglich.   
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